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0. Lista de abreviaturas 
ADN: “Ácido Desoxirribonucleico”  
AENOR: “Asociación Española de Normalización y Certificación” 
AFNOR: “Asociación Francesa de Normalización” 
ANOVA: “Análisis de la Variancia” 
APPCC: “Análisis de Peligros y Puntos de Control Críticos”  
CECT: “Colección Española de Cultivos Tipo” 
CSLM: “Microscopía Láser de Escaneo Confocal”  
DEM: “Microscopía de Epifluorescencia Directa” 
EEUU  / USA: “Estados Unidos de América” 
eDNA: “Ácido Desoxirribonucleico Extracelular” 
 EFSA: "European Food Safety Authority (Autoridad Europea para la Seguridad 
Alimentaria)” 
EPS: “Sustancias Poliméricas Extracelulares” 
ETA: “Enfermedad de Transmisión Alimentaria” 
INIA: “Instituto Nacional de Investigación y tecnología Agraria y Alimentaria” 
log: “Logarítmo en base 10” 
μg: “Microgramo” 
mL y μL: “Mililitro” y “Microlitro” 
NMP: “Técnica del Número Más Probable” 
OMS / WHO: “Organización Mundial de la Salud” 
p: “valor p” 
Rto: “Recuento” 
SBE: “Suspensión Bacteriana de Ensayo” 
SEM: “Microscopía Electrónica de Barrido” 
TªAmb: “Temperatura Ambiente” 
TSA: “Tryptic Soy Agar” 
TSB-T: “Tryptic Soy Broth” 
TSS: “Solución Salina de Triptona” 
TSYEB: “Tryptone Soy Yeast Extract Broth (Caldo con triptona, soja y extracto de levadura)” 
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1. Resumen 
La listeriosis es una de las enfermedades transmitida por los alimentos que presenta una 
sintomatología más grave, por ello el control de Listeria monocytogenes en la industria 
alimentaria es, actualmente, una importante preocupación.  
En el presente estudio, se utilizaron tres cepas distintas de Listeria spp. para determinar su 
capacidad de formación de biofilms sobre superficies de acero inoxidable y bajo diferentes 
condiciones. Se utilizó una cepa de Listeria innocua para investigar el tiempo de incubación 
necesario para la formación de biofilms maduros, estableciendo dicho tiempo en una semana. 
Con las otras dos cepas, de Listeria monocytogenes, se estudió su adherencia y crecimiento, a 
diferentes temperaturas de incubación (temperatura ambiente, 30ºC y 10ºC) y con la aplicación 
de un recubrimiento proteico o no, sobre las superficies. Los resultados fueron obtenidos por 
microscopia de epifluorescencia directa (DEM) y TEMPO, para así comprobar la eficacia de 
ambos métodos.  
Se obtuvieron diferencias significativas (p < 0.05), entre los valores obtenidos por DEM y por 
TEMPO, siendo el recuento obtenido por microscopía superior al obtenido por TEMPO. Se 
observó que la aplicación de un recubrimiento proteico no influía significativamente en el 
desarrollo de biofilms (p = 0.5010) y que no había diferencias significativas en el crecimiento 
obtenido para las distintas cepas estudiadas (p = 0.9455). En cambio, si se apreciaron 
diferencias significativas en el crecimiento de este patógeno bajo las diferentes temperaturas de 
incubación planteadas (p < 0.05). 
 
 
 
 
 
 
 
 
Palabras clave: Listeria, biofilm, acero inoxidable, DEM, TEMPO. 
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1. Abstract 
Listeriosis is a foodborne disease that shows symptoms of high severity. Nowadays, the control 
of Listeria monocytogenes is a major concern in the food industry.  
In this study, three different strains of Listeria spp. were used in order to define their biofilm 
formation aptitudes over stainless steel surfaces and in different environmental situations.  A 
Listeria innocua strain was used to determine the time needed to develop a well-formed biofilm, 
this time was established in a week of cultivation. Also, the adherence and growth of Listeria 
monocytogenes in stainless steel surfaces, incubated under different temperatures (room 
temperature, 30ºC and 10ºC) and with the application or not, of a protein layer over the surfaces, 
was carried out with the other two strains. The results, were obtained with direct epifluorescence 
microscopy (DEM) and with TEMPO, so the effectiveness of these two methods was compared.  
Significant differences (p < 0.05) were observed between the results obtained by DEM and by 
TEMPO, being the results achieved with microscopy much higher than the other ones. No 
significant differences were obtained between the treatments (p = 0.5010), neither with the 
strains used (p = 09455). However, significant differences were obtained between the bacteria 
grown under different temperatures (p < 0.05). 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Key words: Listeria, biofilm, stainless steel, DEM, TEMPO. 
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2. Introducción 
Muchas bacterias patógenas pueden permanecer viables en forma de biofilm, incluso tras 
procesos de limpieza y desinfección. Estas son capaces de adherirse a las superficies de contacto 
con los alimentos, donde pueden constituir el origen de procesos de contaminación bacteriana, 
produciendo alteraciones en los alimentos o transmitiendo importantes enfermedades (Frank y 
Koffi, 1990; Carpentier y Cerf, 1993; Vogel et. al., 1997). 
Los biofilms son estructuras complejas que presentan adaptaciones fisiológicas sustanciales al 
medio que los rodea, son capaces de adherirse de forma estable sobre distintas superficies, 
gracias a la acción de su matriz extracelular de sustancias poliméricas (Wingender et. al., 1999). 
Cuando se adhieren a superficies alimentarias, pueden actuar como vector de transmisión de 
patógenos, ocasionando importantes problemas al sector (Kusumaningrum et, al., 2003). Las 
bacterias se pueden separar de las superficies al contactar con los alimentos, afectando 
gravemente a su calidad e inocuidad y suponer un importante peligro para los consumidores 
(Bagge-Ravn et. al., 2003). Las células que conforman los biofilms presentan muchas 
resistencias a los productos de higiene, desinfectantes y antibióticos, por lo que su control y 
erradicación puede resultar muy complejo y costoso (Simões et. al., 2010).  
2.1 Seguridad alimentaria 
Una de las mayores preocupaciones de salud pública son las enfermedades alimentarias 
causadas por microorganismos patógenos (Bhagwat, 2003), especialmente las diarreicas, que 
presentan unos elevados índices de morbilidad y mortalidad (WHO, 2007). La seguridad 
alimentaria hace referencia a todas aquellas circunstancias que preservan la calidad de los 
alimentos, permiten prevenir su contaminación y evitan la aparición de enfermedades 
transmitidas por los alimentos (ETAs) (Gisella Kopper et. al., 2009). Una ETA es definida, 
según la Organización Mundial de la Salud (OMS), como “todo aquel conjunto de 
sintomatologías que pueden afectar a la salud del consumidor, originadas por la ingesta de agua 
o alimentos contaminados, por agentes biológicos o químicos”.  
Junto con la aparición de agentes patógenos emergentes, los cambios en el estilo de vida y  
hábitos alimenticios, la producción intensiva, la comercialización a nivel mundial y el aumento 
del número de consumidores, son los responsables de que los problemas de inocuidad 
alimentaria estén en constante cambio y comporten potenciales riesgos para la salud de la 
población (OMS, 2002).   
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La aparición de un brote ocurre cuando dos o más personas padecen unos síntomas similares, 
tras ingerir un mismo producto alimenticio (González, 2009). La contaminación de los 
alimentos puede darse durante el transcurso de tiempo que va, desde la elaboración, hasta el 
consumo del alimento y puede comportar la aparición de enfermedades de transmisión 
alimentaria responsables de una gran variedad de síntomas de distinta gravedad; como diarreas, 
vómitos, otras complicaciones gastrointestinales e incluso problemas inmunológicos, fallos 
multiorgánicos, cáncer o la muerte (OMS, 2015).  
Las bacterias patógenas dominan la lista de enfermedades zoonóticas. Entre las que ocasionan 
mayor número de brotes se encuentran Campylobacter, Salmonella y Yersinia enterocolitica. 
Por otro lado, Listeria monocytogenes y Escherichia coli causan brotes menos numerosos, 
aunque con elevadas tasas de mortalidad (EFSA, 2015). 
Los alimentos pueden ser fácilmente contaminados a lo largo de la cadena de producción, 
debido a la mala praxis o a un procesado inadecuado. Por este motivo, la implantación de 
procedimientos como el sistema de análisis de peligros y puntos de control críticos (APPCC), 
las buenas prácticas de higiene y las buenas prácticas de fabricación, son un requisito legal de 
vital importancia; para evitar la aparición de estos brotes epidemiológicos (Panisello, 2000). La 
tecnología actual permite la mejora de la calidad microbiológica de muchos productos, pero no 
garantiza la ausencia de patógenos (Álvarez-Gurrea, 2015). 
2.2 Listeria monocytogenes 
Listeria monocytogenes es un microorganismo que se encuentra ampliamente distribuido por 
todo el planeta y es capaz de sobrevivir bajo condiciones extremas de pH, temperatura y 
salinidad (Cole et. al., 1990). Se conocen tres linajes genéticos distintos, que difieren en 
aspectos de virulencia y de capacidad de transmisión a humanos (Wiedmann et. al., 1997). Se 
cree que los distintos serotipos de L. monocytogenes, se pueden distinguir en función de las 
estructuras poblacionales que forman y de su habilidad para combatir el estrés ambiental 
(Wiedmann et. al., 1997; Dunn et. al., 2009). Estas bacterias son relativamente resistentes a 
elevadas concentraciones de sal y a bajas temperaturas, por lo que están capacitadas para crecer 
bajo condiciones de refrigeración (Swaminathan y Gerner-Smidt, 2007). 
L. monocytogenes representa una importante preocupación para la industria alimentaria. Debido 
a su habilidad para reproducirse en una amplia variedad de condiciones ambientales, es capaz 
de contaminar un importante espectro de alimentos (Kathariou, 2002), que actúan como 
reservorio y les permiten entrar en el tracto digestivo de los consumidores (Chae y Schraft, 
- 6 - 
 
2000). Este microorganismo constituye un significativo riesgo para la salud humana, ya que es 
un importante agente patógeno, que origina elevados índices de hospitalización y mortalidad 
(Gandhi y Chikinidas, 2007; Koo et. al., 2014). La enfermedad que causa es conocida como 
listeriosis y su adquisición se debe generalmente al consumo de alimentos contaminados 
(Ferreira et. al., 2014). Afecta mayoritariamente a grupos de riesgo, como ancianos, personas 
con inmunodepresión, recién nacidos o embarazadas (Lomonaco, et. al., 2015). La incidencia 
de la listeriosis a nivel mundial, oscila entre 0.1 y 11.3 casos al año, por millón de habitantes 
(Swaminathan y Gerner-Smidt, 2007). Pese a que tiene una baja incidencia entre la población 
humana, en 2012 la mortalidad asociada a este microorganismo osciló entre el 20 y el 30% y 
originó unos costes económicos de 2.6 billones de dólares, sólo en EEUU (Hoffmann et. al., 
2012).  
El rediseño de numerosos alimentos y el rechazo de lotes, por no conformidades de los 
departamentos de calidad, debido a la permanencia de L. monocytogenes en las plantas de 
producción, incrementa de manera significativa los costes económicos en la industria 
alimentaria (Ferreira et. al., 2014). 
2.3 Brotes más trascendentes de listeriosis registrados 
Se han dado importantes brotes de listeriosis, de forma repetida, a lo largo del tiempo. Este 
patógeno se ha aislado en una amplia variedad de productos alimenticios, como en los quesos 
blandos y otros productos lácteos (Pini y Gilbert, 1988; Harvey y Gilmour, 1992), en productos 
cárnicos (Gilbert et. al., 1993), en productos de la pesca (Eklund et. al., 1995) o en vegetales 
(Beuchat, 1996). 
Linnan y colaboradores (1988) notificaron la aparición de un brote de listeriosis, relacionado 
con el consumo de queso estilo mexicano en California, que afectó a 93 personas. En el año 
2000, se dio una importante crisis en Francia, con al menos 26 intoxicaciones por Listeria, 
como resultado de la contaminación de distintos productos cárnicos (El País, 2000). En 2005, 
dos personas murieron en Suiza por el consumo de queso Vacherin Mont d’Or contaminado 
(Swissinfo, 2005). Little y colaboradores (2010) realizaron un estudio en el que atribuían, 
primariamente los casos de listeriosis en el Reino Unido, a alimentos preparados, como 
sándwiches o ensaladas mixtas, seguidos por pescado y carne. Los quesos duros y semiblandos, 
junto con los alimentos listos para el consumo, elaborados con productos cárnicos o de pescado, 
fueron los que registraron una mayor cuantía de positivos para Listeria monocytogenes en 2011 
(EFSA, 2014).   
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2.4 Biofilms 
En el medio ambiente, las bacterias se pueden encontrar en estado planctónico o en estado sésil, 
formando agregados microbianos que se adhieren a superficies sólidas, que se mantienen unidos 
entre sí, gracias a la acción de una matriz extracelular de substancias poliméricas (EPS) 
altamente hidratada. Estas comunidades microbianas adheridas a superficies son conocidas 
como biofilms (Costerton, 1995). 
Los biofilms se pueden encontrar tanto en la naturaleza, como en la industria alimentaria, 
siempre que en las superficies donde se adhieran haya una disponibilidad de nutrientes 
suficiente para mantener su crecimiento y viabilidad (Kumar y Anand, 1998). Las células que 
forman estos biofilms pueden adquirir nuevas características a través de la transferencia 
horizontal de genes, están protegidas de las fluctuaciones ambientales y pueden cooperar entre 
ellas, para acceder a una mayor disponibilidad de alimentos e incrementar su eficiencia 
metabólica (Davey y O’toole, 2000). 
2.4.1 Desarrollo y formación de biofilms 
La presencia de microorganismos sobre superficies alimentarias pone en peligro la inocuidad 
de los alimentos, que están en contacto con ellas. Por este motivo, el modo en el que se originan 
los biofilms es un importante punto de estudio para la industria alimentaria (Shi y Zhu, 2009). 
El ciclo de vida de los biofilms (Fig. 1) consta de 5 fases diferenciadas. En la primera etapa se 
da una fijación inicial débil y reversible, donde las propiedades fisicoquímicas de la membrana 
celular de las bacterias (van Loosdrecht et. al., 1990) y la acumulación de residuos orgánicos, 
sobre las superficies de contacto con alimentos (Hood y Zottola, 1997), pueden actuar como 
condicionante y favorecer la adhesión inicial de las células y el posterior desarrollo del biofilm. 
Actualmente, se sabe que las células se adhieren al sustrato a través de fuerzas de Van der Waals 
(Chew y Yang, 2016).  
En la segunda fase se da la adhesión irreversible, diferentes interacciones covalentes e 
hidrofóbicas se dan en esta fase (Kumar y Anand, 1998), las células se unen entre ellas y con 
la superficie de forma permanente (Chmielewski y Frank, 2003). La fijación ocurre gracias a la 
acción de distintos apéndices de las bacterias, como los flagelos, las fimbrias o los pilis (Donlan, 
2002) y por la secreción de sustancias poliméricas extracelulares (Flemming et. al., 2007). 
El proceso de maduración es bastante lento, pero dependiendo de las condiciones de cultivo, el 
biofilm puede alcanzar un grosor de unos pocos milímetros en cuestión de días (Melo et. al., 
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1992). La maduración del biofilm se da en dos fases. En la primera, se forman pequeñas 
agrupaciones y multicapas de células bacterianas que se entrelazan con la matriz de sustancias 
poliméricas (EPS) formando grandes microcolonias (Chew y Yang, 2016). Posteriormente, 
muchas células se separan del substrato para formar canales de migración y de comunicación 
entre las distintas agrupaciones que conforman el biofilm (Bryers y Ratner, 2004).  
Tras la maduración del biofilm, se despegan subpoblaciones de células de la superficie y se 
dispersan, con el objetivo de colonizar nuevos ambientes (Marshall, 1992). Esta última etapa 
es conocida como fase de dispersión. 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
2.4.2 Matriz extracelular de sustancias poliméricas  
En la mayoría de biofilms, el recuento total de microorganismos no supone más del 10% de su 
masa total en seco, el restante 90% corresponde a la matriz extracelular, producida por las 
propias bacterias, en la que están incrustadas las células del biofilm (Flemming y Wingender, 
2010). Esta matriz es una red tridimensional de polímeros cohesionada, que confiere estabilidad 
mecánica al biofilm y favorece su adhesión a las superficies (Flemming et. al., 2007). Estas 
estructuras biológicas contribuyen a mejorar la resistencia y persistencia de los 
microorganismos en diferentes ambientes (Bridier et. al., 2014).  
Las EPS están formadas por exopolisacáridos, proteínas, lípidos, ácidos nucleicos y otras 
substancias poliméricas (Fig. 2) (Sutherland, 2001; Chmielewski y Frank, 2003). Las proteínas 
Fig. 1. Etapas principales de la formación de biofilms: (i) adhesión reversible, (ii) adhesión 
irreversible, (iii) maduración I, (iv) maduración II, (v) dispersión (Chew y Yang, 2016) 
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juegan un papel importante en la estructura y fisiología del biofilm. Permiten la digestión de 
macromoléculas exógenas para la adquisición de nutrientes y realizan la degradación de los 
componentes de la EPS (Wingender et. al., 1999). También están involucradas en otras 
actividades enzimáticas del biofilm (Lynch et. al., 2007). Las lectinas conectan las distintas 
bacterias con la red de exopolisacáridos, estabilizando la matriz extracelular (Flemming y 
Wingender, 2010).  
También se ha encontrado ADN extracelular (eDNA) en la EPS de biofilms formados por 
bacterias Gram positivas y Gram negativas (Rice et. al., 2007; Izano et. al., 2008). Este, 
participa en las etapas tempranas de formación del biofilm, aunque se ha demostrado que puede 
tener otras implicaciones en función del microorganismo que lo forma (Whitchurch et. al., 
2002; Yang et. al, 2007; Vilain et. al., 2009). 
Los exopolisacáridos, que normalmente son el componente mayoritario de las EPS, cohesionan 
las distintas células bacterianas entre sí, confieren una barrera protectora contra la desecación  
y pueden ayudar en la absorción de cationes como el calcio o el manganeso (Chew y Yang, 
2016). 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Fig. 2. Matriz extracelular de sustancias 
poliméricas: (a) Modelo de biofilm 
adherido a una superficie, (b) 
Componentes mayoritarios de la matriz 
distribuidos entre as células, (c) Enlaces 
e interacciones fisicoquímicos que 
proporcionan estabilidad a la EPS. 
(Flemming y Wingender, 2010)  
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2.4.3 Mecanismos de resistencia de los biofilms 
Los biofilms que forma L. monocytogenes sobre superficies alimentarias presentan una elevada 
resistencia a métodos de higienización y desinfectantes tradicionales, como el amonio 
cuaternario (Mustapha y Liewen, 1989, Frank y Koffi, 1990), debido a la penetración parcial 
de estos agentes en el biofilm (Huang et. al., 1995). En cambio, la resistencia que exhiben los 
biofilms frente a algunos antibióticos, puede venir dada por la producción de enzimas 
degradadoras, como las β-lactamasas (Kumar y Anand, 1998). 
Los biofilms muestran una mayor resistencia a tratamientos antimicrobianos que las bacterias 
planctónicas en suspensión (Lewis, 2001), ya que una de las características que definen a estas 
estructuras, es que una vez se han desarrollado sobre una superficie o un alimento resulta muy 
difícil eliminarlas utilizando métodos de limpieza y desinfección tradicionales (Baumann et. 
al., 2009).  
Algunos de los mecanismos que originan esta resistencia de los biofilms son, la capacidad de 
algunas bacterias de generar una respuesta de defensa activa frente a los desinfectantes (van 
Houdt et. al., 2010) o la protección que confiere la matriz de EPS, que actúa como una barrera 
que permite reducir de manera significativa la penetración de los agentes antimicrobianos, 
protegiendo así a las células del interior del biofilm (Xue et. al., 2012).  
2.4.4 Microorganismos formadores de biofilms 
Des de su descubrimiento en 1943, continuamente aparecen estudios que demuestran la 
capacidad de formar biofilms por parte de cualquier microorganismo bajo las condiciones 
ambientales adecuadas (Lasa, 2004).   
Se ha demostrado, que la formación de biofilms y la supervivencia de Yersinia spp., Aeromonas 
spp. y Enterococcus spp., en vidrio y acero inoxidable depende de la humedad relativa del 
ambiente (Wirtanen y Mattila-Sandholm, 1993; Mortero et. al., 2003). Diversas bacterias 
patógenas, como Escherichia coli, Staphylococcus aureus y Salmonella spp., tienen la 
capacidad de formar biofilms y sobrevivir varias horas en manos, indumentarias y utensilios de 
trabajadores (Jiang y Doyle, 1999; Kusumaningrum et. al., 2003). Los ambientes húmedos que 
resultan tras procesos de limpieza, pueden promover de manera acentuada la multiplicación de 
estos microorganismos patógenos (Mortero et. al., 2003). 
Respecto L. monocytogenes, este microorganismo tiene la capacidad de formar biofilms en 
plástico, polipropileno, caucho, vidrio y acero inoxidable, superficies muy comunes en la 
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industria alimentaria (Fletcher y Loeb, 1979; Mafu et. al., 1990; Rönner y Wong, 1993;  Jeong 
y Frank, 1994). L. monocytogenes forma biofilms fácilmente y bajo esta condición puede 
subsistir durante extensos periodos de tiempo en las plantas de producción de alimentos 
(Swaminathan y Gerner-Smidt, 2007). 
2.5 Biofilms en la industria alimentaria 
La contaminación cruzada es una importante preocupación en la industria alimentaria, que 
consiste en la transmisión de bacterias des de un origen contaminado a otro no contaminado 
(Pérez-Rodríguez et. al., 2008). La adhesión de microorganismos, patógenos o alterantes, en 
superficies de contacto con los alimentos y el posterior desarrollo de biofilms, se puede 
convertir en una fuente potencial de contaminación de otros alimentos (Lee Wong, 1998). Dicha 
contaminación se traduce en el deterioro de los alimentos, produciendo así importantes 
problemas higiénicos y económicos para la industria (Mattila-Sandholm y Wirtanen, 1992).  
En la industria alimentaria, la adhesión de microorganismos formadores de biofilms en las 
superficies es completamente indeseable y contraproducente (Kumar y Anand, 1998). Las 
bacterias adheridas tienen la capacidad de contaminar los alimentos durante sus etapas de 
elaboración. Al desprenderse del biofilm, se puede dar la contaminación de los alimentos 
presentes en la superficie o la contaminación de otras  superficies cercanas (Norwood y 
Gilmour, 1999).  
Esta ampliamente documentada la formación de biofilms por parte de L. monocytogenes en 
superficies de acero inoxidable (Herald y Zottola, 1988; Sasahara et. al., 1993; Norwood y 
Gilmour, 1999), pero este patógeno también es capaz de adherirse a otras superficies como el 
vidrio, el polipropileno o el caucho (Mafu et. al., 1990). A través de la contaminación cruzada 
L. monocytogenes puede contaminar alimentos crudos durante las etapas de tratamiento, 
empaquetado y almacenamiento (Vazquez-Boland, 2001). 
A parte de los microorganismos, los materiales que se encuentran en la industria alimentaria 
también juegan un papel importante en la adhesión celular y formación de biofilms (Srey et. 
al., 2012). Entre los materiales más propensos a ser contaminados, se encuentran las superficies, 
los utensilios, los equipos y la maquinaria. Es decir, todos aquellos objetos que pueden 
contactar, de forma directa o indirecta, con los productos alimenticios (Álvarez-Gurrea, 2015).  
Las superficies con defectos, grietas, poros o articulaciones son las más propensas a permanecer 
con suciedad, de manera que proporcionan a los microorganismos de un excelente medio de 
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cultivo para la formación de biofilms (Taylor et. al., 1998). Otros aspectos de diseño de los 
equipos, las soldaduras o las esquinas también son importantes factores que pueden estimular 
la formación de biofilms (Guᵭbjörnsdóttir et. al, 2005). 
Mientras que algunos autores creen que la rugosidad de los materiales posee un rol determinante 
en  la adherencia de los microorganismos a las superficies alimentarias (Howell y Behrends, 
2006; Scardino et. al., 2006), otros investigadores piensan todo lo contrario (Chia et. al., 2009).  
Dichas diferencias de apreciación, pueden ser debidas a la utilización de superficies con distinto 
grado de pulido (Chia et. al., 2009). En acero inoxidable, se ha demostrado que las bacterias se 
adhieren menos a superficies pulidas, que en no pulidas (Arnold et. al., 2004). 
Los materiales más comúnmente utilizados son el acero inoxidable, el caucho, el vidrio, la 
madera y el poliuretano (Chia et. al., 2009). Adetunji e Isola (2011) investigaron la formación 
de biofilms en distintas superficies; concluyeron que la madera estimulaba la formación de 
biofilms debido a su porosidad y que la superficie lisa del vidrio era ideal para el desarrollo de 
estas estructuras debido a su resistencia a la corrosión.  
2.5.1 Biofilms en la industria agrícola 
En esta industria, la contaminación cruzada se da en las etapas fundamentales de procesamiento, 
corte, lavado, enjuagado, secado y empaquetado (Suslow, 2001). Ni el lavado con peróxido de 
hidrogeno (Sapers y Sites, 2003), ni con hipoclorito de sodio (López-Gálvez et. al., 2010), ha 
demostrado ser eficiente en la eliminación de biofilms formados por E. coli en distintas 
verduras. Los productos agrícolas generalmente se consumen crudos, por lo que su incorrecta 
manipulación tras la cosecha puede conducir a problemas de contaminación (Srey et. al., 2012). 
2.5.2 Biofilms en la industria láctea 
Una amplia variedad de bacterias tienen la capacidad de generar biofilms en productos lácteos 
(Flint et. al., 1997). Los principales microorganismos que pueden desarrollarse en la industria 
láctea son los pertenecientes a los géneros Pseudomonas (Wiedmann et. al., 2000), Listeria 
(Waak et. al., 2002), Bacillus, Lactobacillus, Micrococcus, Streptococcus, (Sharma y Anand, 
2002) y Enterobacter (Salo et. al., 2006).  
En la industria láctea, la formación de biofilms depende de muchos factores. La leche es un 
producto perecedero, muy susceptible a la contaminación por diferentes especies bacterianas, 
siendo los principales focos los equipos deficientemente limpiados y desinfectados (Jessen y 
Lammert, 2003).  
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Se ha verificado que, L. monocytogenes crece más lentamente conservada a temperatura de 
refrigeración y con una humedad relativa del 75%, en leche pasteurizada (Helke y Wong, 1994) 
y se ha observado la presencia de este microorganismo en los equipos y materiales de ordeño, 
motivo por el que puede representar un peligro para la industria y se le tiene que prestar especial 
atención (Latorre et. al., 2010). 
2.5.3 Biofilms en la industria avícola 
Las heces, el pienso y el transporte de animales vivos son las principales fuentes de 
contaminación en esta industria (Marin et. al., 2002). Un patógeno usualmente encontrado 
durante el procesado de aves es Campylobacter jejuni (Deming et. al., 1987; Sanders et. al., 
2007), aunque su adhesión viene determinada por la existencia previa de otros biofilms en las 
superficies (Hanning et. al., 2008). Sin embargo, la principal preocupación en la industria 
avícola es la adhesión de Salmonella en las distintas superficies que la conforman (Chia et. al., 
2009).  
2.5.4 Biofilms en la industria cárnica 
Se ha estudiado la adhesión y formación de biofilms por parte de E. coli O157: H7 en superficies 
en contacto con carnes de ganado, concluyendo que a temperaturas de refrigeración las bacterias 
pueden crecer y desarrollar biofilms (Dourou et. al., 2011). Los restos orgánicos derivados del 
procesado de la carne son un medio apropiado para el desarrollo de microorganismos y 
formación de biofilms (Srey et. al., 2012). 
2.5.5 Biofilms en la industria del procesado de pescado 
Muchos microorganismos formadores de biofilms como Vibrio alginolytictus (Kogure et. al., 
1998), Vibrio parahaemolyticus (Enos-Berlage et. al., 2005), Vibrio cholerae (Faruque et. al., 
2006), Listeria spp., Salmonella spp., Bacillus spp., Aeromonas spp. y Pseudomonas spp. 
(Rajkowski, 2009), son capaces de contaminar los productos de la pesca. Los biofilms se 
pueden encontrar en distintos puntos de la cadena de producción pesquera (Guᵭbjörnsdóttir et. 
al., 2005), siendo  los sistemas de distribución de agua de mar y los equipos de manipulación 
los más afectados (Shikongo-Nambabi et. al., 2010).  
2.5.6 Biofilms en productos listos para el consumo 
Los productos listos para el consumo son alimentos que presentan un elevado riesgo de ser 
contaminados por bacterias. Los alimentos listos para el consumo no envasados o reenvasados 
son los más susceptibles de ser contaminados, siendo las salchichas crudas (Wagner et. al., 
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2007) y el pescado ahumado (Garrido et. al., 2009), los productos que presentan mayores 
registros de contaminación.  Durante el manejo, procesado y especialmente tras el cocinado de 
estos alimentos, es cuando se pueden dar con mayor facilidad los procesos de contaminación 
cruzada (Osaili et. al., 2011). 
2.6 Métodos de detección de biofilms  
Los métodos de detección de biofilms se han utilizado para cuantificar la cantidad de bacterias 
presentes en superficies de contacto con alimentos. Los diferentes métodos incluyen la 
agitación con Vortex (Mustapha y Liewen, 1989), el raspado de las superficies sometidas a 
estudio (Frank y Koffi, 1990), el hisopado, el enjuague o el contacto directo con agar (Kumar 
y Anand, 1998).  
Estos métodos, son herramientas indispensables para poder valorar la carga microbiana 
presente en las superficies o alimentos, los resultados logrados se pueden correlacionar con la 
eficacia de los procesos de higiene y otros aspectos de calidad (Fung, 2002). La evaluación de 
superficies se puede realizar mediante el uso de técnicas tradicionales de microbiología y el 
posterior uso de métodos de cultivo selectivos para el crecimiento de bacterias formadoras de 
biofilms (Maukonen et. al., 2003). Sin embargo, es necesario destacar que a día de hoy no existe 
metodología absolutamente eficaz para la realización de esta labor (Bari y Kawasaki, 2014).   
La microscopía, es una de las herramientas que más información facilita sobre la morfología, 
filogenia y arquitectura de los biofilms. La microscopía de epifluorescencia directa (DEM), 
junto con el uso de agentes fluorescente como las  tinciones LIVE/DEAD®, facilita la 
visualización de la estructura de los biofilms (Wirtanen y Mattila-Sandholm, 1993),  permite 
enumerar los microorganismos que lo forman y evaluar su viabilidad (Montañez-Izquierdo et. 
al., 2011). También se utiliza la microscopia electrónica de barrido (SEM), que proporcionan 
información sobre la configuración y composición de la superficie del biofilm (Little et. al., 
1991). La microscopía confocal de barrido (CLSM) también es muy utilizada (Notermans et. 
al., 1991; Zottola, 1991), permite la obtención de gráficos en 3 dimensiones de muestras gruesas 
(Chew y Yang, 2016).  
También se utilizan técnicas de secuenciación de ADN que permiten, a partir del material 
genético extraído directamente del biofilm, evaluar la taxonomía, el contenido genómico y 
metabólico, de los microorganismos que conforman las comunidades de biofilms (Almeida et. 
al., 2011; Westermann et. al., 2012).  
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2.7 Métodos de control y erradicación de biofilms 
Es esencial la limpieza y desinfección de las superficies en contacto con los alimentos, para 
evitar la adhesión de los microorganismos y prevenir la contaminación de los alimentos 
(Midelet y Carpentier, 2004). La aplicación de altas temperaturas durante la higienización de 
las superficies resulta ventajoso, ya que permite reducir la fuerza mecánica que se debe aplicar 
(Maukonen et. al., 2003). Los procesos de limpieza se deben realizar con el objetivo de romper 
la matriz extracelular de los biofilms, para que los biocidas puedan penetrar en los 
microorganismos (Simões et. al., 2006). La limpieza solo permite la eliminación de cerca del 
90% de las bacterias y no reduce su viabilidad, tras los procesos de higiene estas células pueden 
asentarse en nuevas superficies y volver a generar biofilms (Gram et. al., 2007). Durante la 
desinfección se utilizan agentes antimicrobianos, tales como el cloro, el peróxido de hidrogeno, 
el iodo, el ozono o el ácido peracético (Chimielewski y Frank, 2007).   
La metodología de higienización aplicada en la actualidad sobre superficies en contacto con 
alimentos, no es suficiente para controlar íntegramente la formación de biofilms por parte de L. 
monocytogenes (Carlton et. al., 2005), son necesarias mejores técnicas. Los bacteriófagos se 
han utilizado en diferentes sectores de la industria alimentaria para controlar la acción de 
microorganismos patógenos y proteger la calidad de los alimentos (Carlton et. al., 2005). En 
2011, Montañez-Izquierdo y colaboradores estudiaron la acción del bacteriófago P100 sobre 
biofilms generados por L. monocytogenes en acero inoxidable y a temperatura ambiente. 
Obtuvieron cierta disgregación de las células adheridas, aunque la efectividad era dependiente  
de la concentración de bacteriófagos aplicada.  
En la industria alimentaria, la acumulación de restos orgánicos promueve el desarrollo de 
microorganismos y la formación de biofilm (Srey et. al., 2012). El método más eficiente para 
controlar la formación de biofilms, es evitar la adhesión de las bacterias en las superficies 
(Chew y Yang, 2016).  
2.8 Objetivos del trabajo 
El objetivo general de este trabajo fue la determinación de la capacidad de formación de 
biofilms, por parte de diferentes cepas de Listeria spp. en diferentes condiciones ambientales. 
Para ello, los objetivos específicos fueron: 
 La evaluación del tiempo necesario para la formación de biofilm  por parte de Listeria 
spp., en condiciones estáticas y con renovación de medio de cultivo.  
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 La comparación de la capacidad para formar biofilms por parte de distintas cepas de 
Listeria monocytogenes sobre acero inoxidable tratado o no, con un recubrimiento 
proteico, bajo distintas condiciones de temperatura. 
 La valoración de la eficacia de los métodos de microscopía de epifluorescencia directa 
DEM y de cultivo por TEMPO, como herramientas para el recuento de células presentes 
en un biofilm. 
3. Materiales y métodos 
3.1 Superficies 
Para la realización de los distintos ensayos se utilizaron discos de acero inoxidable 316, de 2 
centímetros de diámetro y 1 milímetro de grosor. Dichos discos fueron sometidos a un proceso 
de limpieza y desinfección. En primer lugar, se les realizó una limpieza con detergente no 
bactericida (Lavavajillas Manual Ge3, ADIS Higiene, Spain) y tras 3 lavados de 10 segundos 
con agua destilada, se sumergieron los discos en iso-propanol al 70% (2-propanol Reag.Ph.Eur, 
Panreac, Panreac Química S.L.U, Castellar del Vallès, Barcelona, Spain) durante 15 minutos y 
fueron secados en cámara de flujo laminar, tal y como indica la normativa europea UNE-EN 
13697 (AENOR, 2002) referente a ensayos en superficies no porosas. Además, con el objetivo 
de asegurar la esterilidad completa de los discos, éstos fueron autoclavados, en bolsas 
termosoldables, durante 15 minutos a 121ºC, antes de empezar los ensayos. 
3.2 Recuperación de cepas liofilizadas 
Las cepas bacterianas utilizadas fueron Listeria innocua CECT 910, Listeria monocytogenes 
CECT 5672 y Listeria monocytogenes CDL 69, seleccionadas por ser las cepas que mayor 
producción de biofilm generaron, según estudios previos (datos no mostrados). Las distintas 
cepas fueron obtenidas a partir de cultivos liofilizados, de la Colección Española de Cultivos 
Tipo (CECT) y del Instituto Nacional de Investigación y tecnología Agraria y Alimentaria 
(INIA).  
Se realizó una recuperación de las cepas liofilizadas hasta que los cultivos alcanzaron su fase 
de crecimiento exponencial. Para ello, se realizó una suspensión del liofilizado en Trypcase Soy 
Broth – TSB-T (REF42100, bioMérieux Industry, France) y se dejó en incubación a 30ºC 
durante 48 horas. Posteriormente, la suspensión fue sembrada por agotamiento en placas de 
Tryptic Soy Agar - TSA (CM0131, Oxoid, Spain) y cultivadas a 30ºC durante 48 horas. 
Finalmente, las colonias aisladas de dichas placas fueron resembradas en estría en nuevas placas 
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de TSA e incubadas a 37ºC durante 24 horas, obteniendo así un cultivo puro de las cepas 
seleccionadas.  
3. 3 Desarrollo de los ensayos de  L. innocua 
3.3.1 Preparación del inóculo  
Para preparar el inóculo, se sembraron distintas colonias de la placa de TSA en 9 mL de TSB-
T hasta alcanzar una turbidez de 0.0 – 0.1 unidades McFarland. El cultivo fue diluido 
decimalmente en una solución salina de triptona (TSS; 1 g de triptona [Becton Dickinson and 
Co.] y 8.5 g de cloruro sódico [Panreac, Panreac Química S.L.U, Castellar del Vallès, 
Barcelona, Spain] por litro de agua destilada, ajustando a un pH de 7.0 ± 0.2) para obtener una 
suspensión bacteriana de ensayo (SBE). La concentración inicial de células de la SBE, fue 
determinada mediante el cultivo y análisis vía TEMPO de distintas diluciones decimales. 
3.3.2 Formación del biofilm 
Para la formación de biofilm se sembraron 50 μL de SBE en cada disco, dando lugar a una 
concentración inicial en superficie de 5.5 log (células/cm2). Los discos fueron ubicados en 
placas de Petri y posteriormente introducidos en una cámara húmeda, donde fueron mantenidos 
en condiciones de saturación de humedad para evitar el secado, e incubados a temperatura 
ambiente (20-24ºC), con el objetivo final de permitir un crecimiento del biofilm en condiciones 
de humedad (Fuster-Valls et. al., 2008). 
3.3.3 Tratamientos 
Los discos fueron sometidos a distintos tiempos de incubación y la formación de biofilm se 
desarrolló en condiciones estáticas con renovación de medio de cultivo, para de este modo, 
determinar bajo qué circunstancias se obtiene una mayor formación de biofilm.  Los distintos 
tiempos de incubación aplicados se detallan en la Tabla 1. Para cada condición se realizaron 
dos replicados. La renovación del medio de cultivo se realizó aplicando un lavado por duplicado 
sobre los discos con 3 mL de agua destilada estéril, añadiendo 50 μL de TSB-T y volviendo a 
dejar los discos bajo las condiciones de incubación establecidas.  
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3.4 Desarrollo de los ensayos de  L. monocytogenes 
3.4.1 Preparación del inóculo  
Para la preparación del inóculo, se sembraron distintas colonias de las placas de TSA en 10 mL 
de un medio de cultivo selectivo para Listeria monocytogenes, TSYEB (Tryptone Soy Yeast 
Extract Broth) suplementado con un 1% de glucosa y un 2% de cloruro de sodio (stsyEB) (Pan 
et al., 2010), hasta alcanzar una turbidez de 0.0 – 0.1 unidades McFarland. La concentración 
inicial de células, fue determinada mediante el cultivo y análisis vía TEMPO de distintas 
diluciones decimales y mediante la observación de las células con microscopía de 
epifluorescencia directa. 
3.4.2 Formación del biofilm 
Para la formación de biofilm, se sembraron 30 μL del medio de cultivo inoculado por disco, 
obteniendo una concentración inicial en superficie de 5.1 log (células/cm2) para cada muestra.  
Igual que en los experimentos con L. innocua, los discos fueron ubicados en placas de Petri y 
posteriormente introducidos en cámaras húmedas, donde fueron mantenidos en condiciones de 
saturación de humedad.  
Los discos fueron sometidos a condiciones estáticas, con renovación de medio de cultivo. A 
cada disco se le aplicaron lavados por duplicado con 3 mL de agua destilada estéril y renovación 
de medio, trascurridas 48 horas desde su inoculación. Después de realizar los lavados, los discos 
se dejaron 72 horas más en incubación. Transcurrido ese tiempo, se volvieron a lavar e incubar 
durante 24 horas. El proceso se repitió una vez más, dando lugar a un periodo de incubación 
total de una semana.  
Periodo de 
incubación inicial 
Periodo de incubación post lavado 
24 h 
+ 0h 
+ 24h 
+ 48h 
+ 72h 
48 h 
+ 0h 
+ 24h 
+ 48h 
+ 24h + 24h  
+ 24h + 24h + 72h 
+ 24h + 24h + 72h + 24h 
72 h 
+ 0h 
+ 24h 
Tabla 1: Tiempos de incubación empleados en los 
ensayos de L. innocua 
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 3.4.3 Tratamientos 
Se aplicaron dos procedimientos distintos a las muestras. A la mitad de los discos estudiados se  
les añadieron 200 μL de una solución rica en proteína, que contenía un 5% de leche desnatada, 
un 0,5% de Tween 80 (Tween® 80 synthesis grade, Scharlab S.L, Spain) y una pastilla de PBS 
buffer en 200 ml de agua destilada y se dejaron a 37ºC en la estufa durante dos horas con el 
objetivo de promover la adherencia de la proteína en la superficie. A continuación se retiró el 
exceso de solución aplicando 3 mL de agua destilada estéril sobre el disco. Finalmente se 
almacenaron los discos en refrigeración durante toda la noche, para ser inoculados al día 
siguiente. La otra mitad de los discos no fue tratada, para así poder comparar como se adherían 
mejor las células, con o sin recubrimiento proteico.  
Las cepas fueron sometidas a distintas condiciones de temperatura de incubación: 30ºC, 
temperatura ambiente (20-24ºC) y temperatura de refrigeración (10-12ºC). 
3.5 Evaluación por DEM 
Una de las técnicas más competentes para evaluar la formación de biofilms y la adhesión celular 
en superficies alimentarias, es la microscopía de epifluorescencia directa (Pontefract, 1991; 
Yuste, 2005). Por ello, tras el periodo de incubación las superficies fueron lavadas y teñidas 
con 5 μL de tinción LIVE/DEAD® BacLightTM kit (L13152; Molecular Probes Inc., Oregon, 
USA), que permite cuantificar y medir la viabilidad de las bacterias. Este kit está compuesto 
por dos ácidos nucleicos fluorescentes: SYTO®9 que marca, de color verde las células cuya 
membrana se encuentra intacta y el ioduro de propidio (PI), que penetra y tiñe de color rojo las 
células muertas o con su membrana dañada (Molecular Probes LIVE/DEAD® BacLightTM 
Bacterial Viability Kits Manual, 2004). La aplicación conjunta de los dos agentes fluorescentes, 
nos permite la observación simultánea de las células con membrana intacta (viables - verdes) y 
de las células dañadas o muertas (no viables – rojo)  (Montañez-Izquierdo et. al., 2011). 
Tras la aplicación de la tinción, las muestras fueron incubadas a temperatura ambiente bajo 
condiciones de oscuridad total, durante un periodo de 15 minutos. Posteriormente, los discos 
fueron observados por DEM, usando el microscopio de epifluorescencia Olympus BX51/BX52 
(Olympus, Tokyo, Japan). Este microscopio está equipado con una lámpara de mercurio de 
100W (USH-103OL, Olympus) y conectado a una cámara digital DP73 de Olympus.    
Los discos fueron observados con el objetivo de 20X, para así determinar la estructura del 
biofilm, la viabilidad de sus células y enumerar las bacterias totales que lo forman. Para la 
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cuantificación de células viables y no viables se tomaron 5 fotografías al azar por cada muestra. 
Las fotografías fueron tratadas para equiparar su contraste, con el procesador de imágenes de 
Olympus y posteriormente analizadas utilizando los sistemas automatizados que ofrece el 
software del microscopio (cellSens software, Olympus). Se obtuvo el área promedio de las 
células y la superficie ocupada por el biofilm en cada fotografía. El número total de células se 
obtuvo dividiendo la superficie media ocupada por el biofilm entre el área de las células y tras 
una serie de cálculos los resultados se expresaron como el logaritmo del número de unidades 
formadoras de colonias por centímetro cuadrado.  
3.6 Evaluación por TEMPO® 
La evaluación vía TEMPO® es un método rápido y automatizado, basado en el recuento por la 
técnica del Número Más Probable (NMP), utilizado en microbiología para la enumeración de 
microorganismos como marcadores de calidad (Álvarez-Gurrea, 2015). El sistema utilizado, 
fabricado por los laboratorios bioMérieux, está compuesto por viales, tarjetas, una estación de 
rellenado (TEMPO® Filler IQI01626, bioMérieux S.A, France), una de preparación (TEMPO® 
Prep) y otra de lectura (TEMPO® Read IQIR01595, bioMérieux S.A, France).  
Tras el periodo de incubación oportuno, los discos fueron lavados, secados e introducidos en 
botes de plástico de un solo uso de 25 mL, que contenían 8 ± 0.1 g de perlas estériles (BEAD-
002-1K0, Labbox Labware S.L, Vilassar de Dalt, Barcelona, Spain) y 10 mL de neutralizante 
(1g de triptona, 8.5 g de cloruro sódico y 30 g de Tween 80, por litro de agua destilada). Los 
botes se agitaron en Vortex durante 1 minuto y 30 segundos, con el objetivo de recuperar las 
células adheridas a la superficie, mediante la fricción de las perlas sobre el biofilm formado. 
Posteriormente, se realizaron una serie de diluciones decimales con el objetivo de reducir la 
carga microbiana del contenido del recipiente y poder obtener resultados interpretables por 
TEMPO®. A continuación los viales TEMPO® que contienen un indicador fluorescente, se 
llenaron con 3 mL de agua destilada estéril y 1 mL de la muestra problema y se agitaron 
brevemente para homogenizar su contenido.  
Mediante el uso del dispensador _”TEMPO® filler”_ el contenido de los viales se distribuyó en 
las tarjetas, compuestas por 16 pocillos que son rellenados por concentraciones cada vez más 
diluidas de la muestra. Seguidamente, la referencia de cada tarjeta y las condiciones de 
incubación, fueron introducidas en la base de datos mediante el uso de la estación de 
preparación _”TEMPO® Prep”_. Finalmente, las tarjetas se incubaron a 30ºC durante 48 horas  
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y tras ese periodo, los resultados se obtuvieron mediante la estación de lectura _”TEMPO® 
Read”_.  
Dada la validación internacional obtenida por este equipo (Bio12/35-05/13 AFNOR), para el 
recuento de microorganismos aerobios mesófilos, y las pruebas previas realizadas en el 
laboratorio, consideramos los resultados de TEMPO equivalentes al recuento tradicional en 
placa. 
3.7 Evaluación por BioFinder® 
Pasado el periodo de incubación, a dos discos de cada condición planteada se les aplicó 
BioFinder® (Itram® Higiene S.L), con la capacidad de revelar biofilms sobre superficies en 
contacto con alimentos. Sobre dichas muestras se aplicaron una o dos gotas del producto y 
pasados 30 segundos fueron examinadas. Con una reacción positiva, se forma un burbujeo de 
color blanco o anaranjado, derivado de la interacción del producto con las enzimas catalasa 
procedentes de las bacterias. Este suceso, nos indica que en la superficie reside una cantidad de 
microorganismos viables superior a 4 unidades logarítmicas. (Itram Higiene, 2015). 
3.8 Análisis estadísticos 
Los datos obtenidos con cada metodología fueron transformados a unidades logarítmicas y se 
analizaron con el software estadístico R, se les realizaron tests “One Way ANOVA”, “Two 
Way ANOVA” y Tuckey tests, para observar posibles diferencias entre cada uno de los datos 
obtenidos. También se realizaron curvas de regresión polinómicas de segundo orden, para 
comparar los resultados obtenidos con los distintos métodos.  
4. Resultados y discusión 
4.1 Formación de biofilms por Listeria innocua 
4.1.1 Evaluación del tiempo óptimo de incubación para la formación de biofilms en superficies 
de acero inoxidable.  
El objetivo principal de este ensayo fue evaluar el tiempo necesario para la formación de 
biofilms generados con L. innocua. Dado que parte del trabajo se tuvo que hacer sobre 
materiales de acero inoxidable con cierta exposición al ambiente y con posible contacto con el 
personal del laboratorio, se prefirió elegir una cepa no patógena clasificada de riesgo 1, a fin de 
evitar problemas de contaminación cruzada con patógenos, hacia el personal o el 
medioambiente. Con el método descrito, se procuraba seleccionar aquellas células que 
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quedaban adheridas a la superficie del disco tras los lavados, descartando todas aquellas que no 
tuvieran tal capacidad. Los resultados obtenidos se muestran en función del crecimiento y 
desarrollo del biofilm obtenido y de la viabilidad de las células que lo forman.  
Los resultados obtenidos muestran un intenso crecimiento, pasando de 5.64 log (células/cm2) 
viables (valor inicial orientativo, obtenido por TEMPO) a 9.36 log (células/cm2) viables (valor 
obtenido por DEM) en las primeras 24 horas (Fig. 3). Posteriormente, se observa que el 
crecimiento de células viables se ajusta al crecimiento esperado a lo largo del tiempo (R2 = 
0.8111) (p = 0.002929), asumiendo un máximo crecimiento a las 72 horas, que corresponde a 
las  observaciones realizadas a las 48 + 24h  (9.48 log células viables /cm2). Una vez 
transcurridas las 72 horas de incubación se observa una estabilización de los niveles de 
contaminación (p = 0.5619).  
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
La supervivencia de las células se midió mediante el recuento de las células viables y las no 
viables que forman el biofilm, con el fin de obtener la relación entre bacterias viables respecto 
bacterias totales. Se obtuvo un porcentaje de viables que oscilaba en torno al 99% y 95% en 
función del tiempo de incubación (Tabla. 2). El mayor porcentaje de células viables se observa 
a las 24 horas de incubación. A partir de ese tiempo el número de células dañadas aumenta y el 
porcentaje de supervivencia disminuye, aunque en ningún caso de manera significativa (p = 
0.2202).  
Fig 3: Crecimiento en condiciones 
húmedas de Listeria innocua CECT 910 
en discos de acero inoxidable a distintos 
tiempos de incubación (n = 2).  El eje de 
las y representa el recuento en base 
logarítmica de las células observadas por 
DEM* 
*Exceptuando el valor inicial a tiempo 0, 
que se obtuvo por TEMPO 
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R2 = 0.8111; p = 0.002929 
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La formación de biofilm se puede determinar en función de la organización de las células 
observada por DEM: una disposición de las células disgregada nos indica que el biofilm no se 
ha formado, mientras que cuando las células se empiezan a agregar y forman una red 
tridimensional, se puede suponer que se está empezando a establecer un biofilm con una 
estructura organizada e intacta (Chimielevski y Frank, 2003). Las imágenes tomadas por DEM 
(Fig. 4), permiten observar la disposición de las células en los discos y determinar el tiempo 
necesario para poder generar un biofilm maduro. 
Pese a que no se pudo observar un biofilm bien desarrollado mediante la visualización de las 
muestras en DEM y no se observaron diferencias significativas respecto al crecimiento a 
distintos tiempos de incubación, se determinó que tras 48 horas, un lavado y 24 horas más de 
incubación, el biofilm empezaba a formarse. El aspecto general del biofilm no parecía tan 
disgregado como el obtenido en tiempos inferiores, ya que se observaron conglomerados de 
células y agrupaciones tridimensionales.  
 
Listeria innocua CECT 910 (n = 2) 
Tiempo de incubación Rto. viables Rto. no viables Supervivencia 
24 9,37 ± 0,13 7,14 ± 0,48 99,31 ± 0,49 
24 + 24 9,33 ± 0,06 7,09 ± 0,55 99,12 ± 0,94 
24 + 48 9,43 ± 0,08 7,89 ± 0,06 97,16 ± 0,13 
24 + 72 9,40 ± 0,02 7,95 ± 0,31 96,14 ± 2,63 
48 9,28 ± 0,00 7,98 ± 0,10 95,18 ± 1,09 
48 + 24 9,48 ± 0,01 7,54 ± 0,05 98,88 ± 0,11 
48 + 48 9,28 ± 0,31 7,64 ± 0,04 97,46 ± 1,76 
72 9,03 ± 0,57 8,04 ± 1,19 67,69 ± 44,86 
72 + 24 9,47 ± 0,04 7,90 ± 0,33 96,94 ± 2,29 
 
p 0,5619 0,0681 0,2202 
Tabla 2: Recuento en base logarítmica obtenido por DEM de células viables, no viables y porcentaje de 
supervivencia de  Listeria innocua CECT 910 sobre discos de acero inoxidable y a distintos tiempos de 
incubación.  Valores estadísticos obtenidos tras aplicar el test estadístico “One Way Anova”. 
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Los resultados de crecimiento, supervivencia y las imágenes tomadas por DEM, revelaron que 
tras 48 + 24 horas de incubación se observó una clara estructura tridimendional, 
correspondiente a la formación de un biofilm en los discos de acero inoxidable. Tras 72 horas, 
un lavado y 24 horas más de incubación, también se observó una importante cantidad de células 
adheridas y agrupadas robustamente entre sí, pero se dio preferencia al periodo de incubación 
más corto; para facilitar la repetición de los ensayos.  
Como nuestro objetivo era visualizar la formación de biofilm equivalente a una superficie 
industrial, durante una semana de trabajo. Se repitió el experimento sometiendo las muestras a 
un periodo de incubación inicial de 48 + 24 horas, aplicándoles diariamente lavados hasta 
alcanzar dicha semana de incubación.   
 
 
(b)  
(c) (d) 
Fig 4: Imágenes tomadas con DEM  a 20X, tras tinción con Live/Dead® de Listeria innocua CECT 910 a distintos tiempos 
de incubación, (a) 24 + 0 h, (b) 24 + 24 h, (c) 48 + 24 h, (d) 72 + 24 h. 
(a) 
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4.1.2 Crecimiento de L. innocua con aplicación de lavados sucesivos 
Los resultados vuelven a mostrar un importante aumento en el número de células, viables i no 
viables, adheridas a los discos tras el primer periodo de incubación (48 + 24 = 72 horas). Este 
crecimiento se ajusta a la función polinómica que representa el crecimiento esperado de los 
microorganismos a lo largo del tiempo (R2 = 0.9258) (Tabla. 3) (Fig. 5), dónde se asume un 
máximo crecimiento tras una semana de incubación (48 + 24 + 24 + 72 horas) con 9.25 log 
(células viables /cm2), aunque los datos obtenidos no muestran diferencias significativas (p = 
0.4473), el porcentaje de supervivencia fue el mayor (99,68%) y la desviación típica observada 
fue la menor de las estudiadas (0,021).  
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Fig 5: Crecimiento en condiciones húmedas de Listeria innocua CECT 910 en discos de acero inoxidable a distintos tiempos 
de incubación y tras la aplicación de lavados sucesivos (n = 2). El eje de las y representa el recuento en base logarítmica de las 
células observadas por DEM*.  
*Exceptuando el valor inicial a tiempo 0, que se obtuvo por TEMPO 
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Estos resultados se corresponden con las imágenes digitales obtenidas por DEM (Fig. 6), que 
muestran que el biofilm más maduro y con mayor cantidad de agregaciones es el obtenido tras 
una semana de incubación 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Listeria innocua CECT 910 (n = 2) 
Tiempo de incubación Rto. viables Rto. no viables Supervivencia 
48 + 24 8,97 ± 0,43 8,35 ± 0,42 72,91 ± 30,34 
48 + 24 + 24 8,35 ± 0,96 8,12 ± 0,16 59,13 ± 38,51 
48 + 24 + 24 +72 9,26 ± 0,02 6,76 ± 0,05 99,68 ± 0,021 
48 + 24 + 24 + 72 + 24 9,15 ± 0,12 7,83 ± 0,74 91,18 ± 10,83 
 
p 0,4473 0,23 0,2647 
Tabla 3: Recuento en base logarítmica obtenido por DEM de células viables, no viables y porcentaje de 
supervivencia de  Listeria innocua CECT 910 sobre discos de acero inoxidable y a distintos tiempos de 
incubación, tras la aplicación de lavados sucesivos. Valores estadísticos obtenidos tras aplicar el test estadístico 
“One Way Anova”. 
(a) (b) 
Fig 6: Imágenes tomadas con DEM a 20X, tras tinción con Live/Dead® de Listeria innocua CECT 910 a distintos tiempos 
de incubación, (a) 48 + 24 h, (b) 48 + 24 + 24 h, (c) 48 + 24 + 24 + 72 h, (d) 48 + 24 +24 + 72 + 24 h. 
(c) (d) 
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Como se ha podido comprobar, sobre superficies de acero inoxidable, Listeria innocua es un 
microorganismo capaz de formar biofilms, formados por elevadas cantidades de células, en 
poco tiempo. Diversos estudios demuestran que Listeria innocua tiene una mayor permanencia 
sobre superficies de la industria alimentaria que Listeria monocytogenes (Aguado et. al., 2004; 
Thimothe et. al., 2004). Estas dos bacterias son genéticamente muy cercanas, por lo que suelen 
competir por los mismos hábitats y recursos (Norwood y Gilmour, 2001; Milillo et. al., 2012). 
Entender las relaciones de competencia que se dan entre estos dos microorganismos resulta 
importante ya que la detección L. innocua en los alimentos puede producir falsos positivos para 
L. monocytogenes (Koo et. al., 2011). 
Cuando estas dos bacterias se desarrollan conjuntamente, L. innocua ha demostrado ser la que 
mayor capacidad de adherencia y formación de biofilm presenta (Koo et. al., 2014), debido a 
que poseen una superficie celular más electronegativa que favorece la adhesión inicial de las 
células (Meylheuc et. al., 2002) y a su mayor eficiencia en la utilización de recursos (Zitz et. 
al., 2011). Sin embargo, cuando su crecimiento se da por separado, las dos especies tienden a 
comportarse de manera similar, presentando valores de formación de biofilm muy similares 
(Koo et. al., 2014). Por este motivo se siguió el patrón de crecimiento obtenido con L. innocua 
para los siguientes experimentos con L. monocytogenes. 
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4.2 Formación de biofilms por Listeria monocytogenes 
4.2.1 Crecimiento de L. monocytogenes bajo distintas condiciones de incubación 
El objetivo principal de este ensayo fue evaluar si diferentes condiciones de incubación, influían 
de manera significativa en el crecimiento y generación de biofilms por parte de dos cepas de L. 
monocytogenes. Se inocularon 5.38 ± 0.32 log (células/cm2) totales de L. monocytogenes CECT 
5672 y 5.24 ± 0.29 log (células/cm2) totales de L. monocytogenes CDL 69 sobre distintos discos 
de acero inoxidable, recubiertos o no con una solución proteica. Posteriormente, se incubaron 
los discos durante toda una semana, a temperatura ambiente, 30ºC y 10ºC y se fueron aplicando 
lavados durante diferentes periodos. Los resultados se obtuvieron mediante distintas 
metodologías mencionadas.  
4.2.1.1 Evaluación por DEM 
Los resultados obtenidos por DEM  (Tabla. 4), no muestran diferencias significativas respecto 
a la variable tratamiento. Los valores alcanzados, para los discos recubiertos y los no 
recubiertos, no difieren estadísticamente en ninguna de las dos cepas bacterianas estudiadas, L. 
monocytogenes CECT 5672 (p = 0.705) y L. monocytogenes CDL 69 (p = 0.611), ni a ninguna 
de las temperaturas de incubación.  
Algunos autores, consideran que la exposición de los microorganismos a  largos periodos de 
inanición incrementa su adherencia a las superficies (Brown et. al., 1977). Estos biofilms están 
formados por residuos orgánicos, sustancias poliméricas extracelulares, proteínas y fosfato 
cálcico (Flint et. al., 1997; Mittelman, 1998), por lo que algunos autores consideran que los 
restos orgánicos pueden establecer depósitos y favorecer el desarrollo de los microorganismos 
(Simões, 2010). La formación de biofilms en la industria alimentaria puede provocar 
importantes problemas de higiene e importantes pérdidas económicas (Bremer et. al., 2006; 
Gram et. al., 2007).   
Sin embargo, los resultados obtenidos indican que el recubrimiento de los discos, con una 
solución rica en proteína, no modifica en ningún sentido la adherencia de las bacterias a la 
superficie. Esto pudo deberse a que la cantidad de proteína añadida fuera insuficiente, como 
para observar diferencias entre los discos recubiertos y no recubiertos. O bien, a que L. 
monocytogenes alcanzó su fase estacionaria de crecimiento en ambas condiciones estudiadas.  
En cambio, si existen diferencias significativas respecto a la variable temperatura. Los 
resultados obtenidos para L. monocytogenes CECT 5672, muestran un crecimiento 
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significativamente inferior a 10ºC respecto al obtenido a temperatura ambiente, tanto para los 
discos recubiertos (p = 0.0006), como para los no recubiertos (p = 0.0003). El crecimiento a 
30ºC también difiere del obtenido a 10ºC. En cambio, no existen diferencias significativas entre 
los resultados obtenidos a temperatura ambiente respecto a los obtenidos a 30ºC, ni en discos 
recubiertos (p = 0.99), ni en no recubiertos (p = 0.41). Con L. monocytogenes CDL 69 se 
observaron resultados similares, un significativo menor desarrollo a 10ºC respecto al obtenido 
a temperatura ambiente y a 30ºC, tanto para los discos recubiertos (p = 0.001) (p = 0.002), como 
para los no recubiertos (p = 0.001) (p = 0.002).  
Pese a que L. monocytogenes es considerada como un patógeno psicrotrofo, con capacidad para 
crecer y desarrollarse a temperaturas de refrigeración (Schöbitz et. al., 2009), los resultados nos 
indican que bajo las condiciones planteadas, el crecimiento a 10ºC fue mucho más reducido que 
en el resto de temperaturas estudiadas. Las EPS juegan un papel fundamental en la adhesión de 
las bacterias a las superficies (Fletcher, 1980), L. monocytogenes sólo es capaz de generar EPS 
bajo determinadas temperaturas, que oscilan entre los 18 y 21ºC (Herald y Zottola, 1988), 
motivo que podría explicar los valores bajos de crecimiento obtenidos a 10ºC. Se entiende 
entonces, que para evitar la proliferación de microorganismos patógenos, en la industria 
alimentaria los productos se procesen y almacenen a bajas temperaturas, (Norwood y Gilmour, 
2001). 
 
(a) Listeria monocytogenes CECT 5672 DEM (n = 2) 
Tratamiento Tª Amb 30ºC 10ºC 
Recubierto 9,02 ± 0,22 a 8,92 ± 0,07 b 6,59 ± 0,33 a,b 
No recubierto 9,21 ± 0,04 c 8,69 ± 0,44 d 6,45 ± 0,17 c,d 
 
(b) Listeria monocytogenes CDL 69 DEM (n = 2) 
Tratamiento Tª Amb 30ºC 10ºC 
Recubierto 9,18 ± 0,16 e 9,02 ± 0,22 f 7,41 ± 0,68 e,f 
No recubierto 9,32 ± 0,20 g 9,24 ± 0,09 h 6,76 ± 0,21 g, h 
 
Tabla 4: Recuento expresado en base logarítmica de las células totales observadas por DEM, de (a) L. monocytogenes 
CECT 5672 y (b) L. monocytogenes CDL 69 sobre discos de acero inoxidable, con la aplicación de distintos tratamientos 
y temperaturas de incubación  (n = 2). Valores estadísticos obtenidos tras aplicar el test estadístico “Two Way Anova”. 
Los resultados con las mismas letras presentan diferencias significativas entre sí (p < 0.05) 
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En las siguientes imágenes (Fig. 7) (Fig. 8), se puede observar la cantidad total de células 
adheridas bajo las distintas condiciones. Se puede observar un mayor número de células a  
temperatura ambiente y a 30ºC, siendo el recuento a 10ºC el más bajo. 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
  
(a) (b) 
(c) (d) 
(e) (f) 
Fig 7: Imágenes tomadas con DEM  a 20X, tras tinción con Live/Dead® de Listeria monocytogenes CECT 5672 a distintas 
condiciones de incubación, (a) Tª ambiente – No recubierto, (b) Tª ambiente – Recubierto, (c) 30ºC – No recubierto, (d) 
30ºC – Recubierto, (e) 10ºC – No recubierto, (f) 10ºC – Recubierto 
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Las imágenes obtenidas se corresponden con los datos anteriores, en ellas se observa una  mayor 
cantidad de células adheridas a los discos en las fotografías tomadas a las muestras  cultivadas 
a temperatura ambiente y 30ºC. 
 
(d) 
(a) (b) 
(c) 
(e) (f) 
Fig 8: Imágenes tomadas con DEM  a 20X, tras tinción con Live/Dead® de Listeria monocytogenes CDL 69 a distintas 
condiciones de incubación, (a) Tª ambiente – No recubierto, (b) Tª ambiente – Recubierto, (c) 30ºC – No recubierto, (d) 
30ºC – Recubierto, (e) 10ºC – No recubierto, (f) 10ºC – Recubierto. 
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4.2.1.2 Evaluación por Biofinder 
También se evaluó la cantidad de microorganismos presentes sobre los discos mediante el uso 
del método rápido de análisis Biofinder®. Como se puede observar en la Fig. 9, una reacción 
positiva a este producto crea una espuma sobre la superficie, mientras una reacción negativa no 
crea burbujeo. Los datos obtenidos se pueden observar en la Tabla 5 y están en consonancia 
con los obtenidos por DEM. Aparece espuma en los discos cultivados a temperatura ambiente 
y 30ºC, mientras que no aparece en los cultivados a 10ºC. Esto nos indica que en estos últimos 
discos no hay una cantidad de microorganismos mayor a 4 unidades logarítmicas o que las 
células que se encuentran no son viables.  
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Análisis con Biofinder® 
Cepa Tratamiento Tª Amb 30ºC 10ºC 
L. monocytogenes CECT 5672 
Recubierto ++ + - 
No recubierto ++ + - 
L. monocytogenes CDL 69 
Recubierto ++ + - 
No recubierto ++ + - 
(a) (b) 
Fig 9: Imágenes de discos tratados con Biofinder®. (a) Reacción positiva. (b) Reacción negativa 
Tabla 5: Resultados de los análisis con Biofinder® en las cepas de L. monocytogenes CECT 5672 y L. monocytogenes 
CDL 69 cultivadas sobre discos de acero inoxidable y con la aplicación de distintos tratamientos y temperaturas de 
incubación. 
 
- 33 - 
 
4.2.2 Comparación del recuento obtenido por microbiología tradicional y por análisis de 
imágenes.  
El recuento del número de células que forman los biofilms de L. monocytogenes fue obtenido 
mediante la observación por DEM y por TEMPO. El objetivo radicaba en comparar los 
resultados obtenidos con estos dos métodos y así comprobar la eficacia del procedimiento de 
agitación y raspado con perlas, realizado previamente al cultivo i recuento por TEMPO, para 
recuperar las células adheridas a  los discos. Estos análisis se realizaron a distintas temperaturas 
de incubación y con el recubrimiento previo o no,  de los discos con una solución rica en 
proteínas.  
La correlación obtenida entre los dos métodos no fue significativa para ninguna de las cepas 
estudiadas, ni a temperatura ambiente (Fig. 10), ni a 30ºC (Fig. 11).  A temperatura ambiente 
se obtuvo una baja relación entre los dos métodos estudiados, tanto para L. monocytogenes 
CECT 5672 (R2 = 0.2631; p = 0.4001), como para L. monocytogenes CDL 69 (R2 = 0.3348; p 
= 0.2401). Esto indica que la cantidad de bacterias extraídas para la evaluación por TEMPO 
es siempre similar, es decir, no porque haya más bacterias en el disco se extraerán más. 
También hay que tener en consideración que, cuando los microorganismos están sujetos a 
condiciones adversas, como el secado, la correlación puede verse afectada, ya que pueden 
aparecer un número significativo de células dañadas (Fuster-Valls et. al., 2008).  
 
 
 
 
 
 
 
 
 y = 3.6398x2 - 65.2x + 297.3 
R2 = 0.2631;  p = 0.4001  
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(a) L. monocytogenes CECT 5672 – Tª Ambiente 
y = 4.8839x2 – 88.848x + 409.42 
R2 = 0.3348; p = 0.2401 
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(b) L. monocytogenes CDL 69 – Tª Ambiente 
Fig 10: Comparación de los resultados obtenidos por DEM y por TEMPO a temperatura ambiente, mediante regresión 
polinómica de segundo orden, para (a) L. monocytogenes CECT 5672 y (b) L. monocytogenes CDL 69. (n=5) 
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En cambio a 30ºC, pese a que la correlación sigue sin ser significativa, su ajuste aumenta en 
ambas cepas; L. monocytogenes CECT 5672 (R2 = 0.8425; p = 0.3968), L. monocytogenes 
CDL 69 (R2 = 0.8393; p = 0.4009), debido a la baja cantidad de puntos obtenidos para estas 
condiciones.  
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Se observaron diferencias significativas en el número de células detectadas con los distintos 
métodos, a todas las condiciones y temperaturas sometidas a estudio (Tabla. 6), (Tabla. 7). Los 
recuentos obtenidos por DEM fueron 3-4 unidades logarítmicas superiores a los obtenidos con 
TEMPO, lo que indica que la cantidad de células que se extraen del disco tras un proceso de 
agitación con perlas y posterior cultivo vía TEMPO, es significativamente inferior (p < 0.05) a 
los valores reales observados con el microscopio.  
Estos resultados demuestran que con el método utilizado no se rompe suficientemente el EPS 
formado por los microorganismos. Al aplicar las perlas, quedan bacterias adheridas al disco que 
no son detectadas por TEMPO, motivo por el cual se obtienen valores más elevados realizando 
el recuento por microscopía. Si tras realizar múltiples réplicas, existiera una correlación entre 
los resultados obtenidos por DEM y por TEMPO, se podría establecer un factor de corrección 
que permitiera dar a conocer la carga microbiana real de una superficie, tras analizarla por 
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(a) L. monocytogenes CECT 5672 – 30ºC 
y = 14.226x2 – 246.19x + 1069 
R2 = 0.8425; p-valor = 0.3968 
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(b) L. monocytogenes CDL 69 – 30ºC 
y = 14.53x2 – 264.78x + 1200.6 
R2 = 0.8393; p-valor = 0.4009 
 
Fig 11: Comparación de los resultados obtenidos por DEM y por TEMPO a 30º, mediante regresión polinómica de 
segundo orden, para (a) L. monocytogenes CECT 5672 y (b) L. monocytogenes CDL 69. (n=2). 
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Tabla 7: Recuento obtenido por DEM y por TEMPO a 30ºC, para L. monocytogenes CECT 5672 y  L. monocytogenes 
CDL 69. (n=2). 
Tabla 8: Recuento obtenido por DEM y por TEMPO a 10ºC, para L. monocytogenes CECT 5672 y  L. monocytogenes 
CDL 69. (n=3). 
Tabla 6: Recuento obtenido por DEM y por TEMPO a temperatura ambiente, para L. monocytogenes CECT 5672 y  L. 
monocytogenes CDL 69. (n=5). 
recuento microbiológico. Se podrían estudiar otras alternativas para desprender totalmente el 
biofilm, como la aplicación de una solución enzimática sobre los discos de acero inoxidable 
antes de cultivar las células. 
 
 
 
 
Sin embargo este método tiene limitaciones, ya que existe un umbral de detección. Los 
resultados obtenidos para los biofilms generados a 10ºC (Tabla. 8), indican que a bajas 
temperaturas, el recuento microbiano por TEMPO no funciona. Cuando el recuento por 
microscopía es igual o inferior a 7-7.5 unidades logarítmicas, no se obtienen resultados 
mediante el método de recuperación de bacterias por agitación con perlas y posterior cultivo.  
 
 
 
Tª Ambiente (n = 5) 
Cepa Tratamiento Rto DEM Rto TEMPO p 
Listeria monocytogenes CECT 5672 
Recubierto 8,97 ± 0,24 5,38 ± 0,27 1,8E-11 
No recubierto 9,15 ± 0,20 5,69 ± 0,35 1,2E-11 
Listeria monocytogenes CDL 69 
Recubierto 9,01 ± 0,19 5,44 ± 0,46 1,9E-11 
No recubierto 9,14 ± 0,22 5,61 ± 0,30 3,4E-11 
30ºC (n = 2) 
Cepa Tratamiento Rto DEM Rto TEMPO p 
Listeria monocytogenes CECT 5672 
Recubierto 8,92 ± 0,07 4,83 ± 0,30 1,24E-04 
No recubierto 8,69 ± 0,44 5,38 ± 0,57 4,72E-04 
Listeria monocytogenes CDL 69 
Recubierto 9,02 ± 0,22 5,33 ± 0,69 2,19E-04 
No recubierto 9,24 ± 0,09 5,30 ± 0,17 1,76E-04 
10ºC (n = 3) 
Cepa Tratamiento Rto DEM Rto TEMPO p 
Listeria monocytogenes CECT 5672 
Recubierto 7,00 ± 0,76 0 ± 0 3,00E-07 
No recubierto 6,46 ± 0,13 0 ± 0 9,41E-09 
Listeria monocytogenes CDL 69 
Recubierto 7,36 ± 0,49 0 ± 0 2,00E-07 
No recubierto 7,04 ± 0,50 0 ± 0 5,82E-09 
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Tabla 9: Porcentaje de recuperación a temperatura ambiente, para L. monocytogenes CECT 5672 y L. monocytogenes 
CDL 69. (n=5). 
Además, a esta temperatura los resultados obtenidos con Biofinder® fueron negativos, por lo 
que la mayor parte de la carga microbiana presente en los discos se encontraba dañada o muerta. 
Este, también puede ser el motivo por el que no se recuperaron microorganismos a 10ºC. En 
futuras investigaciones se planteará estudiar cómo se generan los biofilms de L. monocytogenes 
a esta temperatura, alargando el período de incubación y consecuente lavado de los discos. 
El procedimiento utilizado para recuperar las bacterias causándoles el menor daño posible, ha 
estado en discusión durante años (Frank y Koffi, 1990; Mafu, 1990; Kim y Frank, 1994; Oh y 
Marshall, 1995; Hood y Zottola, 1997). Mientras que con otros métodos solo se recuperan 
células no adheridas, con el método aplicado se pretende remover las células adheridas a la 
superficie de los discos.  
Al realizar la extracción de microorganismos de una superficie, se debe elegir un modelo de 
recuperación que garantice la mayor recuperación de bacterias, para no tener lecturas falsas y 
poder minimizar la variabilidad de los ensayos. El modelo de recuperación por agitación con 
perlas hace que, estas perlas choquen contra la superficie causando fricción, lo que trae como 
consecuencia el desprendimiento y rotura de los biofilms, derivando en un recuento real de la 
carga microbiana (Montañez-Izquierdo, et. al., 2011). 
Con los datos obtenidos, se calculó el porcentaje de recuperación de cada cepa (Tabla. 9), 
(Tabla. 10), (Tabla. 11). Este porcentaje, nos señala la cantidad de células que quedan pegadas 
al disco, es decir, el número de microorganismos que no se recuperan tras la agitación con 
perlas. De esta manera se pretendía determinar la eficacia del método y comprobar, sobre cuál 
de las condiciones planteadas se daba una mayor recuperación.   
 
 
 
 
Recuperación - Tª Ambiente (n = 5) 
Cepa Tratamiento Recuperación 
Listeria monocytogenes CECT 5672 
Recubierto 60,04 ± 3,94 
No recubierto 61,69 ± 3,58 
Listeria monocytogenes CDL 69 
Recubierto 59,50 ± 5,39 
No recubierto 61,43 ± 3,42 
- 37 - 
 
Tabla 10: Porcentaje de recuperación a 30ºC, para L. monocytogenes CECT 5672 y L. monocytogenes CDL 69. (n=2). 
Tabla 11: Porcentaje de recuperación a 10ºC, para L. monocytogenes CECT 5672 y L. monocytogenes CDL 69. (n=3). 
 
   
 
 
A temperatura ambiente, no se encontraron diferencias significativas respecto a la recuperación 
obtenida entre discos recubiertos y no recubiertos (p = 0.5010), ni entre cepas (p = 0.9455). 
Respecto a la recuperación obtenida a 30ºC, tampoco existen diferencias significativas en 
relación al tratamiento (p = 0.6639), ni cepa (p = 0.9980). Esto indica que ninguna de estas 
variables está influyendo en la recuperación de los microorganismos adheridos. 
Anteriores estudios, han demostrado que las cepas más virulentas, que mayor número de casos 
de listeriosis provocan, son las que presentan una mayor adherencia en superficies de acero 
inoxidable (Norwood y Gilmour, 1999). Las cepas con las que se realizaron los experimentos, 
no mostraron diferencias significativas entre sí, por lo que se deduce que podría tratarse de 
cepas muy parecidas genéticamente. 
La expresión de proteínas propias, como las porinas, por parte de las células que conforman los 
biofilms, ayudan a mejorar la adherencia y el transporte extracelular, de estas estructuras 
(Garrett et. al., 2008). Sin embargo los resultados obtenidos, indican que la solución proteica 
aplicada sobre los discos no es un factor que intervenga en la a adherencia de las células, ya 
que se despega una proporción similar de células en los discos tratados, como en los no  tratados. 
 
Recuperación - 30ºC (n = 2) 
Cepa Tratamiento Recuperación 
Listeria monocytogenes CECT 5672 
Recubierto 54,19 ± 2,89 
No recubierto 61,79 ± 3,42 
Listeria monocytogenes CDL 69 
Recubierto 58,95 ± 6,23 
No recubierto 57,35 ± 2,35 
Recuperación - 10º C (n = 3) 
Cepa Tratamiento Recuperación 
Listeria monocytogenes CECT 5672 
Recubierto 0,0 ± 0,0 
No recubierto 0,0 ± 0,0 
Listeria monocytogenes CDL 69 
Recubierto 0,0 ± 0,0 
No recubierto 0,0 ± 0,0 
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5. Conclusiones 
 
1. Este estudio demuestra, que sobre acero inoxidable, Listeria spp. necesita unas 
condiciones específicas de incubación y se demora una semana en generar biofilms bien 
establecidos. La curva de crecimiento es exponencial durante los primeros días y 
posteriormente, el crecimiento se estabiliza entorno a las 9 unidades logarítmicas. Es 
entonces cuando se empiezan a formar agrupaciones e interconexiones, entre las 
distintas bacterias que forman el biofilm. 
 
2. El crecimiento de L. monocytogenes es diferente, en función de las distintas 
temperaturas de  incubación estudiadas. Tras una semana a 10ºC, este microrganismo 
no es capaz de formar biofilms y presenta unas tasas de crecimiento bajas. En cambio, 
la incubación a temperatura ambiente y a 30ºC permiten un gran crecimiento del 
microorganismo y el establecimiento de biofilms, bien formados, sobre la superficie. 
 
3. Se ha observado, que el tratamiento previo de los discos de acero inoxidable con un 
recubrimiento proteico, no influye en una mayor adherencia, ni mayor crecimiento de 
las células. También se observó que no existen diferencias significativas respecto al 
crecimiento de las dos cepas de L. monocytogenes estudiadas. 
 
4. Los datos obtenidos con las distintas metodologías de recuento, DEM y TEMPO, no 
correlacionan entre sí. Esto es debido, posiblemente, a la exposición de los discos a 
condiciones adversas, previo a su observación por microscopía o bien a que los niveles 
de contaminación en el biofilm formado, no presentaban diferencias significativas entre 
sí, por lo que no hay una evolución de recuentos, sino un nivel de contaminación 
máximo. En consecuencia, la recuperación, previa al recuento por TEMPO, siempre fue 
constante, e inferior en unos 4 logs a los recuentos por DEM. 
 
5. Con  la metodología aplicada en este estudio, sólo se recupera una parte del biofilm 
adherido a la superficie, por lo que el recuento obtenido por microbiología tradicional 
es inferior al real. Esto quiere decir, que la detección de niveles bajos de L. 
monocytogenes por recuento tradicional, supone una elevada carga microbiana real en 
superficie. Los biofilms compuestos por un máximo de 7 unidades logarítmicas de 
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células totales, no son detectados con este método rápido, debido a que a bajas 
temperaturas, la adherencia observada era nula y a que una gran proporción de células 
estaban dañadas o muertas 
 
6. Es importante continuar con este estudio, para mejorar los sistemas de extracción y 
poder correlacionar los niveles de contaminación real en biofilms con los resultados 
analíticos a escala de laboratorio 
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